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RESUMO
Salminus maxilosus e Prochilodus scrofa são espécies de peixes que convivem 
numa mesma área, no trecho do Rio Mogi Guaçu, situado em Cachoeira de Emas, região de 
Pirassununga, Estado de São Paulo. Possuem hábitos alimentares distintos. Enquanto S. 
maxillosus é ictiófago, P. scrofa é iliófago. No ambiente aquático, estes animais estão 
sujeitos à agressões de parasitas que com freqüência são encontrados em sua pele, 
musculatura, narina, trato digestivo e brânquias. Lesões teciduais também podem ser 
causadas por poluentes que são lançados no leito dos rios pelas indústrias ou através da 
atividade agrícola. O reconhecimento e a análise das lesões causadas pelos fatores 
agressores só serão possíveis mediante o conhecimento da condição morfológica normal, 
que também esclarece melhor aspectos da biologia dos animais. Desta forma, este estudo se 
propôs a descrever e comparar a morfologia das brânquias de S. maxillosus e P. scrofa, 
relacionando a estrutura a seus hábitos alimentares e condições ecológicas a que estão 
sujeitos em seu habitat. Em geral, tanto as brânquias de S. maxillosus como as de P. scrofa 
seguem os padrões descritos para peixes teleósteos. S. maxillosus possui rastros branquiais 
curtos, rígidos, espaçados e de forma laminar, permitindo a esta espécie ingerir grandes 
presas. Rastros branquiais longos, pouco consistentes e bem próximos são observados em 
P. scrofa e evitam a passagem de partículas para a região respiratória das brânquias onde 
poderiam lesar o tecido. Os filamentos branquiais inserem-se no arco esquelético e 
apresentam extremidade mais afilada em S. maxillosus. O mesmo não ocorre em P. scrofa 
cujos filamentos possuem extremidade dilatada. O espaço interlamelar reduzido e as lamelas 
respiratórias situadas bem próximas umas das outras foram características observadas em 
ambas as espécies. Da mesma forma, a presença de micropregas na superfície celular do 
epitélio do filamento branquial e na base das lamelas secundárias que nele se inserem. A 
ocorrência de células de cloreto ficou restrita à região interlamelar e à base das lamelas 
respiratórias. Estas lamelas apresentam-se mais longas e com o ápice dilatado em S. 
maxillosus. Em P. scrofa são curtas e sem dilatação apical. Células secretoras de muco 
ocorrem em grande quantidade na região apical dos filamentos branquiais de S. maxillosus e 
P. scrofa. Na secreção ácida desta primeira espécie, predominam os grupos sulfatados e a 
reação para os grupos carboxilados foi negativa. Em P. scrofa a reação ao Alcian Blue pH 
2,5 e 0,5 foi mais intensa, revelando a presença dos grupos sulfatados em maior quantidade
que os carboxilados. Secreção mucosa de natureza acida foi observada em ambas as 
espécies. Portanto, todas as características das brânquias destas duas espécies parecem ter 





Sob o ponto de vista filogenético, os peixes são vertebrados inferiores. Constituem 
o grupo mais numeroso dentre os vertebrados, compreendendo cerca de 25.000 espécies, o 
equivalente a aproximadamente 42% do total dos vertebrados conhecidos (POUGH et al., 
1993 ).
Estes animais ocorrem nos ambientes mais distintos: dos mares polares até o 
Equador, desde a superfície até profundidades superiores a 9.000 metros, em poças de 
marés costeiras ou em lagos a mais de 4.500 metros de altitude nos Andes. Vivem em águas 
abertas, em fundo arenosos, rochoso e lodoso, em fendas dos recifes de corais, em baías 
salgadas e estuários, em rios e lagos de água ácida ou alcalina, em águas de cavernas, em 
fontes quentes, ou em águas polares (ROMER e PARSONS, 1985).
Segundo DELBEEK e WILLIAMS (1987), a morfologia de um organismo 
geralmente pode ser considerada como um reflexo das pressões ecológicas exercidas sobre 
ele. Sendo assim, as características físicas, químicas e biológicas de um determinado 
ambiente são fatores determinantes de características morfo-funcionais.
As brânquias dos peixes atuam como uma interface seletiva entre o meio interno e o 
ambiente (meio externo). Ao lado da função respiratória, atuando como o principal sítio de 
trocas gasosas (HUGHES, 1966; HUGHES, et al., 1982), as brânquias desempenham 
outros papéis como osmorregulação do organismo (GONZALEZ e McDONALD, 1992; 
FLIK e VERBOST, 1993; VERBOST et al.,1994), manutenção do equilíbrio ácido-básico 
(EPSTEIN et al., 1980; EVANS et al., 1982; LIN e RANDALL, 1991, McDONALD et al., 
1991; GOSS et al., 1992), excreção de compostos nitrogenados (GOLDSTEIN, 1982; 
EVANS e CAMERON, 1986; SAYER e DAVENPORT, 1987) e gustação (HUGHES, et 
al.,1982).
Através das brânquias há um fluxo contínuo de água que entra pela boca e sai 
através da abertura opercular. Da água que passa através das brânquias, os peixes são 
capazes de utilizar até 80% do oxigênio dissolvido, enquanto o homem só utiliza 25% do 
oxigênio inalado. A eficiência nas trocas gasosas se deve a dois fatores: primeiro pela 
estrutura branquial e seu sistema de circulação sangüínea e, segundo, pelo fluxo contínuo da 
água pelas brânquias, em qualquer estágio da respiração (GREENWOOD, 1975).
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As brânquias são órgãos multifuncionais e esta característica se reflete na 
complexidade de sua estrutura.
A morfologia branquial de peixes teleósteos tem sido descrita por diversos autores 
(HUGHES e BYCZKOWSKA-SMKY, 1974, HUGHES e DATTA-MUNSHI, 1978; 
HUGHES, 1979; LEWIS e POTTER, 1982; COUGHLAN e GLOOS, 1984; DATTA- 
MUNSHI e HUGHES, 1986; METCALFE e BUTLER, 1986; HOSSLER et al., 1986, 
PREIN e KUNZMANN, 1987, PERERA, 1993; MACHADO e FANTA, 1995).
De maneira geral, as brânquias dos teleósteos são morfologicamente muito 
semelhantes, com algumas variações em função do modo de vida, hábito alimentar e habitat 
do peixe (GRAY, 1954; HUGHES 1966; RAJBANSHI, 1977; EIRAS-STOFFELLA, 
1994), bem como por fatores filogenéticos (SCHMEDT-NIELSEN, 1990).
Na maioria dos teleósteos, estes órgãos estruturam-se em quatro pares de arcos 
dispostos quatro a quatro lateralmente na faringe. De cada arco projetam-se anteriormente 
duas fileiras de rastros, direcionados à cavidade faríngea. Estes rastros podem variar em 
forma, tamanho, quantidade e distribuição no arco branquial para cada espécie, servindo 
para a proteção dos filamentos branquiais e gustação (pela presença dos botões gustativos), 
sendo ainda vinculados a hábitos alimentares da espécie (HUGHES et al., 1982, 1984; 
EIRAS-STOFFELLA, 1994; RIOS, 1997). Posteriormente, projetam-se do arco branquial 
duas fileiras de filamentos branquiais ou lamelas primárias. Inseridas ao longo de cada 
filamento branquial, estão as lamelas respiratórias ou lamelas secundárias, dispostas 
alternadamente nos lados dorsal e ventral do filamento (KEYS e WILMER, 1932; GRAY, 
1954; NEWSTEAD, 1967; LAGLER et al., 1977; HUGHES e WRIGHT, 1970; 
HOOSLER et al., 1979 a, 1985, 1986; HOOSLER e MARCHANT, 1983, KARLSSON, 
1983; BARLETTA e CORRÊA, 1992).
Com relação a ultraestrutura do epitélio branquial, observa-se basicamente dois 
tipos de epitélio, que se distinguem na anatomia, desenvolvimento embrionário, 
vascularização e ultraestrutura dos componentes celulares. Cobrindo praticamente todo o 
arco branquial, inclusive os rastros, filamentos e regiões interlamelares, encontra-se o 
epitélio primário. Este é pluriestratificado, composto por diferentes tipos celulares, 
incluindo as células pavimentosas, células secretoras de muco, botões gustativos, células de 
cloro e células de suporte (PHILPOTT e COPELAND, 1963; SARDETT, 1977; DUNEL- 
ERB e LAURENT, 1980; LAURENT, 1984; HOOSLER, et al. 1986; MAINA, 1990). As 
lamelas respiratórias são cobertas pelo epitélio secundário ou respiratório, sendo simples ou
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biestratifícado. No segundo caso,a camada externa é constituída por células pavimentosas e 
a camada interna por células indiferenciadas (NEW STEAD, 1967; HUGHES e WRIGHT, 
1970; MORGAN e TOVEL, 1973, KARNAKY, 1980, 1986, LAURENT e DUNEL, 
1980).
O epitélio de revestimento das brânquias apresenta grande quantidade de células 
linfóides e células grandes com grânulos eosinófilos. Apresenta-se, ainda, mais espesso na 
região de inserção dos filamentos branquiais e se repete na extremidade (ponta) destes 
filamentos (ROBERTS, 1981).
As células pavimentosas recobrem o epitélio externamente, são poligonais e 
dispõem-se em mosaico. Sua membrana parietal apresenta-se com dobras arranjadas 
concentricamente, denominadas de micropregas (“microridges”). A presença das 
micropregas é universal nos peixes e se tem sugerido que a sua função relacione-se com a 
formação de uma possível turbulência local que se crie na água, que as micropregas 
aumentem a superfície respiratória ou ainda, que tenham por função primária, reter uma 
fina película de muco sobre o epitélio para protegê-lo de agressões ambientais, tais como 
alterações de temperatura e pH da água (HOOSLER, 1980; MAFLATT, 1985).
As micropregas predominam por todo o arco branquial, inclusive nos rastros, nos 
filamentos, na região interlamelar (PHILPOTT e COPELAND, 1963; STRAUS, 1963; 
KARNAKY e KINTER, 1977; SARDET, 1977, EVANS, 1980; HOOSLER et al., 1979 a, 
b, , 1985, 1986; HOOSLER, 1980; HOOSLER e MARCHANT, 1983; KING e 
HOOSLER, 1988; EIRAS-STOFFELLA, 1994) e nas lamelas respiratórias (OLSON e 
FROMM, 1973; LEWIS e POTTER, 1976; RAJBANSHI, 1977; HUGHES e DATTA- 
MUNSHI, 1978; HUGHES, 1979; KENDAL e DALE, 1979; DUNEL-ERB e LAURENT, 
1980; FRANKLIN, 1990). Em algumas espécies entretanto, observa-se a ausência das 
micropregas nas células pavimentosas das lamelas respiratórias (HOOSLER et al., 1979 a, 
1986).
O epitélio das lamelas primárias é interrompido ocasionalmente por células 
secretoras de muco, botões gustativos, espinhos e células de cloro. As células secretoras de 
muco distribuem-se por todo o epitélio do rastro e no filamento tem sua área de 
concentração associada à região da artéria branquial eferente (HOOSLER e MARCHANT, 
1983; HOOSLER et al., 1985; FRANKLIN, 1990; EIRAS-STOFFELLA, 1994). Os botões 
gustativos localizam-se principalmente nos rastros branquiais (HOOSLER e MARCHANT, 
1983).
As células de cloro distinguem-se por apresentarem um formato colunar, possuírem 
o núcleo situado na base da célula e uma grande quantidade de mitocôndrias associadas a 
um sistema tubular bem desenvolvido (DOYLE & EPSTEIN, 1972, DOYLE e GOREKY, 
1961; STRAUS e DOYLE, 1961; PHILPOTT, 1965 e PHILPOTT e COPELAND, 1963), 
contínuo à membrana basolateral (KESSEL e BEAMS, 1960, 1962; DOYLE e GOREKY, 
1961, VTCKERS, 1961; STRAUS, 1963; PHILPOTT e COPELAND, 1963; 
THREADGOLD e HOUSTON, 1964; PHILPOTT, 1965, OBERG, 1967; KARNAKY et 
al.,1976; SARDET et al., 1979, HOOTMAN E PHILPOTT, 1978, 1979; PISAM, 1981). A 
região adjacente à membrana apical é caracterizada pela ausência de mitocôndrias e 
elementos tubulares (SHIRAI e UTIDA, 1970; KARNAKY, 1986), porém está preenchida 
por vesículas e microfilamentos (SARDET et al., 1979; PISAM, 1981; LAURENT, 1984).
Nas brânquias as células de cloro são encontradas principalmente: na região do 
filamento branquial que está associada à artéria branquial aferente, nas bases das lamelas 
respiratórias e na região interlamelar (KEYS e WILMER, 1932; COPELAND, 1948, 1950; 
VICKERS, 1961; DOYLE e GOREKY, 1961; PHILPOTT e COPELAND, 1963; SHIRAI 
e UTIDA, 1970; SARDET, 1977; HOTTMAN e PHILPOTT, 1978, 1979; HOOSLER et 
al., 1979a, b, 1985; HOOSLER, 1980; LAURENT e DUNEL, 1980; DUNEL-ERB e 
LAURENT, 1980; HOOSLER e MARCHANT, 1983; FRANKLIN, 1990). Em casos de 
estresse ambiental podem ser encontradas também no epitélio secundário (LAURENT e 
PERRY, 1990).
As células de cloro normalmente diferenciam-se a partir de células epiteliais 
pavimentosas do epitélio respiratório, durante o desenvolvimento das lamelas respiratórias. 
Assim sendo, estas células são mais numerosas nas brânquias em desenvolvimento do que 
nas brânquias do peixe adulto (BOYD et al, 1980).
As células de cloro, de núcleo alongado e levemente basal, apresentam um sistema 
de Golgi desenvolvido, muitas vesículas citoplasmáticas e são ricas em mitocôndrias, as 
quais aparecem em contato íntimo a um sistema membranoso bem desenvolvido. Tal 
sistema parece estar envolvido no transporte iônico, uma vez que é acentuadamente 
desenvolvido quando a salinidade do meio aumenta (PISAM, 1981). A superfície celular 
das células de cloreto apresentam muitos microvilos, associados às células epiteliais 
adjacentes. Nesta região apical, existe também um grande número de vesículas de vários 
tamanhos (LAURENT, 1982 e HUGHES, 1984). Em teleósteos marinhos ou adaptados à 
água do mar, a membrana apical das células de cloreto encontra-se mais ou menos profunda
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circundada pelas células epiteliais adjacentes. Em peixes de agua doce, as células de cloreto, 
quando presentes, apresentam uma superfície mais exposta ao meio externo (LAURENT, 
1982). Ainda tem se relatado que estas células podem formar um complexo multiceleular.
As células secretoras produzem muco, composto por diferentes categorias de 
mucopolissacarídeos, que realiza a proteção do organismo contra agressões ambientais.
A estrutura básica das lamelas respiratórias dos teleósteos consiste de duas camadas 
de células epiteliais pavimentosas apoiadas sobre a membrana basal e separadas por células 
pilares com suas flanges e pelos espaços sanguíneos, delimitados pelas flanges de células 
pilares adjacentes (HUGHES e GRIMSTONE, 1965; TOVEL et al., 1970; LAURENT e 
DUNEL, 1980). Esta constituição define a barreira para as trocas gasosas entre o sangue e 
a água.
A barreira água sangue está relacionada com a atividade do peixe. Peixes ativos 
possuem barreiras curtas para a difusão de gases, enquanto que peixes de pouca atividade 
possuem barreiras mais espessas (HUGHES e UMEZAWA, 1983). O fato de que a área de 
superfície de uma brânquia deva ser grande o suficiente para prover uma troca de gases 
adequada é bem definido nos peixes. As brânquias dos peixes altamente ativos apresentam 
as maiores áreas relativas (SCHMIDT-NIELSEN, 1996).
As células pavimentosas epiteliais apresentam um complexo sistema de Golgi e 
muito retículo endoplasmático, além de grandes quantidades de organelas e mitocôndrias 
em determinadas regiões da célula (BOYD et al., 1980). Estas características podem sugerir 
um envolvimento no processo ativo de difusão dos gases (HUGHES, 1966 a) ou relacionar- 
se com a permeabilidade a gases e não a íons e água, no caso de peixes marinhos. Em 
alguns peixes, estas células epiteliais pavimentosas podem formar mais de uma camada de 
células, separadas pelas células pilares como ocorre em Pseudopleuronectes americamts, 
que possui duas camadas celulares (BOYD et al., 1980) e estas podem estar interdigitadas 
(HUGHES e GRIMSTONE, 1965).
Tem se observado a presença de colunas de colágeno entre as duas membranas 
basais, nas quais estão apoiadas as células pavimentosas. Estas células provavelmente atuam 
como sistema esquelético da célula para resistir à distensão provocada pela circulação do 
sangue nos espaços sangüíneos (HUGHES e GRIMSTONE, 1965; BETTEX-GALAND e 
HUGHES, 1973; HUGHES, 1981).
Os espaços sanguíneos não são considerados vasos verdadeiros pela ausência de 
endotélio. Estes espaços possuem conexões com os vasos aferentes do filamento branquial.
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Ocorrem nas lamelas respiratórias e podem ocupar até 70% do volume total da lamela 
(HUGHES e GRIMSTONE, 1965)
Outros tipos celulares, observados nas lamelas respiratórias, são as células de 
cloreto e as células secretoras de muco (HUGHES e DATTA-MUNSHI, 1978; HUGHES e 
MONDOLFINO, 1983). Contudo, estas não ocorrem em todas as espécies (BOYD et al., 
1980).
As brânquias tem sido objeto de pesquisas quanto ao seu comportamento 
morfológico sob condições variadas do ambiente aquático (REITE et al.,1974; MAETZ e 
BORNANCEN, 1975; DAS e SRIVASTAVA, 1978; HOSSLER et al.,1979 a; PEEK e 
YOUSON, 1979; BOYD et al., 1980, PISAM et al., 1980; CHERVINSKI, 1984; LEINO e 
McCORMICK, 1984; GALAT et al., 1985; SAYER e DAVENPORT, 1987; FRANKLIN, 
1990). Elas podem modificar sua estrutura histológica quando expostas a um fluxo de água 
que contenham substâncias como sais (NaCl), alumínio, mercúrio, ácidos (HC1), bases 
(NaOH), subprodutos industriais, como a lixívia negra e detergentes (DUNEL-ERB e 
LAURENT, 1980; ZACCONE, 1981; MALLAT, 1985; ROY, 1988; OHJA et al., 1989; 
SABÓÍA-MORAIS, 1992; LUVIZOTTO, 1994, NETO, 1995; MACHADO, 1995; 
FOLLE, 1997).
O conhecimento da morfologia das brânquias, ao qual se propõe este trabalho, 
possibilita uma compreensão mais profunda dos processos fisiológicos que envolvem a 
adaptação destes animais às condições ecológicas nas quais se encontram.
As espécies selecionadas para o presente estudo são Salminus maxillosus 
(Valenciennes, 1840), conhecido como Dourado, e Prochilodus scrofa (Steindachmer, 
1881), o Curimbatá. São espécies de valor econômico e têm sido exploradas a tal ponto que 
os pesquisadores da área de biologia populacional já se preocupam com a possibilidade de 
declínio e extinção das mesmas em áreas onde são abundantes, como a Bacia do Rio Mogi 
Guaçu, na região de Pirassununga, Estado de São Paulo.
O Rio Mogi Guaçu percorre 377,5 Km e abastece uma importante região 
agroindustrial do Estado de São Paulo. É ainda considerado um dos rios mais piscosos do 
Estado, apesar de ser depositário de grande carga de poluentes domésticos e industriais, 
graças à grande capacidade de depuração, ao número significativo de lagoas marginais e 
áreas de preservação. O pequeno número de barragens hidrelétricas instaladas ao longo de 
seu percurso é outro fator que tem favorecido a sobrevivência de espécies de peixes de 
valor econômico já extintas em outras bacias hidrográficas do Estado de São Paulo.
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Uma série de estudos estão em andamento procurando-se conhecer mais a respeito 
da biologia e da fisiologia destes animais, bem como da biologia populacional, a fim de que 
medidas preservadoras racionais e atualizadas possam ser tomadas. No momento é 
preferível uma proteção conscienciosa dos peixes em seu ambiente natural a uma criação 
artificial, dada a dificuldade para a reprodução destes animais em ambientes fechados.
Exemplares de S. maxillosus capturados na natureza, com frequência, encontram-se 
parasitados. Agentes patogênicos são removidos de sua musculatura, intestino, narinas, 
vísceras em geral e brânquias. Estas espécies também estão sujeitas a efeitos de poluentes. 
Diante desse fato, a compreensão da relação de parasita-hospedeiro, bem como o 
diagnóstico da ação patogênica do agente agressor frente ao organismo alvo, toma-se mais 
fácil através da análise histopatológica.
Para a definição de qualquer patologia celular ou tecidual é importante o 
conhecimento prévio da condição morfológica normal. Sendo assim, a descrição da 




Constituem objetivos deste trabalho:
1. Descrever a morfologia das brânquias de Salminus maxillosus e Prochilodus scrofa, 
através de microscopia de luz e microscopia eletrônica de varredura.
2. Comparar os aspectos morfológicos das brânquias de Salminus maxillosus e Prochilodus 
scrofa, relacionando a estrutura a seus hábitos alimentares e às condições ecológicas que 
caracterizam o ambiente do Rio Mogi Guaçu, Cachoeira de Emas, região de Pirassununga, 




3.0 MATERIAL E MÉTODOS
3.1 MATERIAL BIOLÓGICO
Neste trabalho serão estudadas as brânquias de duas espécies de peixes de água 

















Espécie: Salminus maxillosus Valenciennes, 1840
Salminus maxillosus, classificado sistematicamente segundo NELSON (1984), é 
conhecido vulgarmente como dourado (Fig. 1). É espécie de piracema que desova nas 
correntezas dos rios (MORAIS FILHO & SCHUBART, 1955). Caracteriza-se por 
apresentar corpo amarelo-dourado atravessado por um faixa longitudinal de cor marrom 
variando até o negro, 92 a 98 escamas na linha lateral e 14 a 16 séries de escamas entre a 
dorsal e a linha lateral. Os exemplares adultos que são capturados na pesca comercial ou
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esportiva têm mais comumente de 40 a 50cm de comprimento e peso variando entre 500 a 
1500g, sendo possível encontrar indivíduos ainda maiores e mais pesados. Possui 
distribuição geográfica bastante abrangente sendo um habitante típico da Bacia do Prata. 
No Brasil, o dourado é encontrado no Rio Amazonas, Alto Amazonas, Rio Paraná superior, 
médio e inferior. Ocorre também na Bolívia, Colômbia, Peru e Uruguai (RINGUELET, ET 
AL., 1967). A larva de dourado até o 42 dia se alimenta do conteúdo do saco vitelino. A 
partir do 52 dia de vida, seu regime alimentar inclui elementos do plâncton - algas 
unicelurares e protozoários - e microcrustáceos. O alevino e o dourado jovem já se 
alimentam de pequenos peixes e, quando adultos, assumem regime exclusivamente ictiófago 

















Espécie: Prochilodus scrofa Steindachner, 1881
O curimbatá, classificado segundo NELSON (1984) como Prochilodus scrofa (Fig 
2), é o peixe mais comum dos rios brasileiros, especialmente do Estado de São Paulo, onde
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ocorre na proporção de 70% do total dos peixes. Segundo MARTINS (1970), caracteriza- 
se por apresentar lábios grossos, móveis e dentição atrofiada. Sua alimentação consiste em 
restos vegetais microscópicos existentes no lodo do fundo dos rios. Possuem um estômago 
musculoso, semelhante a moela das aves, adaptado, portanto, a digerir a carapaça silicosa 
das diatomáceas. Devido a este hábito alimentar, preferem ambientes lênticos embora 
realizem migrações em massa, rio acima, por ocasião da desova.
3.2 LOCAL DE COLETA
Os peixes a serem estudados foram coletados no Rio Mogi Guaçu, na região de 
Pirassununga, Estado de São Paulo. Neste trecho foi construído uma barragem conhecida 
como Cachoeira de Emas (Fig. 3). Em pontos delimitados, acima ou abaixo da barragem, os 
peixes foram capturados com auxilio de tarrafas. O trabalho de pesca foi efetuado por 
técnicos da Base do Instituto de Pesca de São Paulo (I P.) instalada às margens do Rio 
Mogi Guaçu em Cachoeira de Emas, Pirassununga - SP.
3.3 MANUTENÇÃO
Após a captura, os exemplares de dourado e curimbatá foram transportados até o 
Laboratório de Biologia de Peixes Fluviais “Dr. Pedro de Azevedo”, na base do I.P., em 
tanques instalados na carroceria da caminhonete do I.P..
Em seguida, procedeu-se a transferência dos animais para tanques de amianto com 
capacidade para 1000 L, instalados em sistema de fluxo contínuo (Fig. 4). A água que 
abastece os tanques é proveniente do Rio Mogi Guaçu e nesta, os peixes permaneceram por 
um período máximo de duas horas até o sacrifício.
3.4 OBTENÇÃO DO MATERIAL PARA ESTUDO 
HISTOLÓGICO E ULTRAESTRUTURAL
3.4.1 DISSECÇÃO
Para este estudo foram utilizados 16 exemplares de Salminus maxillosus com 
comprimento total médio de 60,4 cm e 2920 g de peso total. Os espécimes de Prochilodus 
scrofa capturados somam um total de 5 com 41,3 cm de comprimento total médio e 1096 g 
de peso total.
Os animais foram submetidos à descerebração e posterior extirpação da cápsula 
opercular para exposição das brânquias. Com auxílio de material cirúrgico adequado, as 
brânquias foram removidas e lavadas com solução salina a 0,7% desde a sua exposição até a 
fixação. O formato e características dos quatro arcos branquiais foram descritas.
3.4.2 FIXAÇÃO E PROCESSAMENTO PARA 
MICROSCOPIA DE LUZ
Apenas o 2o arco branquial foi utilizado para estudo histológico e histoquímico. 
Amostras do 2° arco branquial foram fixadas em Fluido de Bouin (CULLING et al., 1985) e 
em ALFAC (modificado de CULLING et al., 1985) durante 24 horas. Após o tempo de 
fixação, todas as peças foram transferidas para o álcool a 70%. Foram lavadas e 
conservadas nesta mesma solução durante o transporte até o Laboratório de Impacto 
Ambiental (LIA), Departamento de Biologia Celular da Universidade Federal do Paraná.
Nas instalações do LIA, as peças fixadas para análise histológica e histoquímica 
foram lavadas algumas vezes em ácool a 70% para a retirada do excesso de ácido pícrico. 
Em seguida, foram separadas as hemibrânquias com auxilio de pinças e bisturi de lâmina 
curva. De cada uma das hemibrânquias três segmentos foram separados para estudo: as 
duas extremidades e a região central. Foi removida a região faríngea do arco branquial, de 
cada um dos conjuntos de lamelas a serem processados.
Em seguida, o material separado foi submetido à desidratação gradual em série 
alcoólica, diafanizado em xileno, sendo embebido e incluído, direcionadamente, em 
Paraplast-Plus ® . A inclusão foi realizada dentro de estufa a 58°C, utilizando-se moldes
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cúbicos de papei para emblocagem das peças. Os blocos foram posteriormente trimados em 
forma de pirâmide para microtomia (STEEDMAN, 1960).
O material emblocado foi cortado em micrótomo para parafina histológica, marca 
Leitz Wetzlar ® . Os cortes, com 2 e 3 [im de espessura, representam secções longitudinais 
dos filamentos branquiais e das lamelas respiratórias. Estes cortes foram colocados em 
lâminas histológicas, recobertas com Albumina de Meyer diluida em água (CULLING et al., 
1985), para sua adesão ao vidro. A distensão do material foi feita em placa aquecedora.
3.4.3 COLORAÇÕES PARA MICROSCOPIA DE LUZ
A fim de analisar e descrever as características estruturais e histoquímicas jpm 
microscopia de luz, o material foi tratado com diferentes técnicas de coloração.
O emprego de Hematoxilina de Harris e Eosina (CLARK, 1981) permitiu o estudo 
da estrutura geral das brânquias, bem como a identificação e localização dos diferentes tipos 
celulares do epitélio branquial.
Outras técnicas foram realizadas para identificação das células secretoras de muco e 
determinar a natureza química do produto de secreção. A evidenciação de 
glicosaminoglicanas ácidas foi feita por meio de Alcian Blue pH 2,5 (CLARK, 1981) 
contrastado com Orange G (CULLING et al., 1985). O corante Azul de Alcian pH 0,5 
(CLARK, 1981), também contrastado com Orange G, demonstrou grupos ácidos sulfatados 
(éster sulfurico - OSO3H). Os grupos ácidos carboxilados foram evidenciados pelo 
tratamento com Alcian Yellow modificado a partir de CULLING et al. (1985).
Os polissacarídeos neutros foram evidenciados por meio da técnica do P.A.S., 
Ácido Periódico de Schifif (CLARK, 1981) contrastado com Verde Luz (BEÇAK & 
VANRELL, 1970).
Por meio da coloração Novelli (BEÇAK & VANRELL, 1970), que evidencia 
células ricas em mitocôndrias, foi possível confirmar a presença das células de cloreto.
As lâminas a serem coradas foram submetidas aos procedimentos de rotina, 
desparafinização com xileno, hidratação em série de álcoois até água filtrada e destilada. 
Após as colorações, o material nas lâminas foi desidratado em série alcoólica crescente e 
diafanizados em xileno. Para o preparo de lâminas permanentes, após a diafanização, o 
material foi recoberto com meio de montagem, resina Polymont ®, e lamínulas de vidro.
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A análise e documentação das lâminas foi realizada em fotomicroscópio Olympus ® 
PM 10 AD do Laboratório de Impacto Ambiental (LIA) da UFPR. O registro fotográfico 
foi feito com filmes Kodak Gold Plus ®, asa 100, de 35 mm.
3.4.4 FIXAÇÃO E PROCESSAMENTO PARA 
MICROSCOPIA ELETRÔNICA DE VARREDURA
Amostras do 2a arco branquial de Salminus maxillosus e Prochilodus scrofa foram 
colocadas em placa de Petri plástica com solução salina a 0,9%. Após a extirpação da 
região faríngea do arco branquial os seguintes segmentos foram separados para o estudo 
ultraestrutural: filamentos branquiais do epibranquial, filamentos branquiais do
ceratobranquial e filamentos branquiais do ponto de fusão do epibranquial com o 
ceratobranquial.
Os segmentos separados foram fixados em Glutaraldeído a 3% em Tampão 
Cacodilato 0,2 M pH 7,2 a 4°C. As peças permaneceram no fixador durante o transporte até 
o LIA e posteriormente até o Centro de Microscopia Eletrônica - CEME - da Universidade 
Federal de São Paulo, onde se deu a continuidade do processamento.
Em solução tampão cacodilato 0,2 M pH 7,2, o material foi novamente seccionado. 
As hemibrânquias foram separadas e, após mapeamento, cortadas transversalmente em 2 ou 
3 partes de acordo com a altura dos filamentos branquiais.
As peças foram lavadas em tampão cacodilato 0,2 M pH 7,2 e o processamento 
seguiu-se pelo método O-T-O (Tetróxido de Ósmio - Ácido Tânico - Tetróxido de Osmio) 
que melhora a condutividade dos elétrons através dos tecidos. O material foi lavado com 
água bidestilada e desidratado em série alcoólica crescente.
A secagem com gás carbônico foi realizada no aparelho de Ponto Crítico BALZERS 
CPD 030. Em seguida, o material foi colado em suportes adequados e submetido ao 
processo de metalização no aparelho BALZERS SCD 050, sendo as peças recobertas com 
uma camada de 25 nm de ouro.
A análise e documentação do material foi realizada em microscópio eletrônico de 
varredura marca JEOL modelo JSM 5300 do CEME.
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FIGURA 1
O DOliRADO - Salminus maxiUosus 
FIGURA 2
O CURIMBATÁ - Prochilodus scrofa
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Localização de Cachoeira de Emas, Pira<;sununga - SP, onde foram capturados 
peixes estudados. Fonte: KOHN & FERNANDES, 1987
FIGURA 4






Salmnms maxillosus e Prochilodus scrofa apresentam quatro arcos branquiais em 
forma de “V”. Na face voltada para a boca fica a porção faríngea do arco e voltado para o 
opérculo ficam as lamelas respiratórias (Fig 12).
4.2 RASTROS BRANQUIAIS
Os arcos branquiais de S. maxillosus apresentam, na face voltada para a 
região faríngea, uma série de rastros de consistência rígida. Estes são mais longos na região 
mediana, correspondendo ao encontro do osso epibranquial com o ceratobranquial e vão se 
tornando mais curtos a medida em que se aproxima a extremidade destes ossos. Os rastros 
são mais proeminentes no primeiro arco branquial. Ficam menos salientes no segundo, 
terceiro e quarto arcos branquiais, sendo neste último, sendo neste último quase que 
totalmente aderidos ao arco.
A face do arco branquial de S. maxillosus voltada para o meio externo é lisa no 
primeiro e segundo arcos branquiais. Ao longo do terceiro arco, ocorrem rastros 
relativamente curtos e pouco salientes, estando ausentes na extremidade do mesmo. O 
quarto arco branquial apresenta rastros curtos no ceratobranquial e a região do epibranquial 
é unida com a faringe.
Rastros branquiais estão presentes nos quatro arcos de Prochilodus scrofa, na face 
voltada para a cavidade faríngea, exceto no epibranquial do quarto arco que é unido à 
faringe. Os rastros são menos consistentes e menos espaçados que os de S. maxillosus. 
Possuem formato lamelar e são mais proeminentes no epibranquial do primeiro arco. No 
quarto arco branquial os rastros são pouco salientes.
A face dos arcos branquiais de P. scrofa voltada para o meio externo apresenta 
dupla fileira de rastros. Superficialmente, estes são curtos e consistentes e os da fileira 
inferior são longos e frágeis.
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4.3 FILAMENTOS BRANQUIAIS
Cada arco branquial dá suporte a dois conjuntos de filamentos branquiais. Cada um 
destes é denominado de hemibrânquia. Estas encontram-se unidas por um septo conjuntivo 
formando a holobrânquia. Os filamentos branquiais inseridos nos arcos diferem quanto a 
altura. Em ambas as espécies, observa-se, na região onde há o encontro do epibranquial 
com o ceratobranquial, que os filamentos são mais curtos. Tomam-se mais longos a partir 
do ponto de fusão dos ossos até a região média dos mesmos, voltando a descrescer nas 
extremidades do arco.
A análise da estrutura branquial através de microscopia de luz revelou que a região 
respiratória do 2° arco branquial segue os padrões descritos para os teleósteos. As lamelas 
respiratórias ou secundárias partem dos filamentos branquiais, também denominados de 
lamelas primárias. As lamelas secundárias estão dispostas alternadamente nos lados opostos 
do filamento branquial. Esta configuração é bem mais evidente nas brânquias de S. 
maxillosus que nas de P. scrofa (Figuras 5A e 5B).
Através de microscopia eletrônica de varredura foi possível observar que, em S. 
maxillosus, a extremidade apical dos filamentos branquiais é mais ponteaguda e livre de 
lamelas secundárias (Fig. 5E). Em P. scrofa, o ápice das lamelas primárias também são 
livres de lamelas secundárias porém difere quanto à forma, sendo mais dilatado (Figura 5G 
e 5H).
As primeiras lamelas secundárias a se projetarem lateralmente no filamento branquial 
tem formato triangular em ambas as espécies. Este formato altera-se do ápice para a base 
das lamelas primárias, quando vão assumindo forma retangular (figura 5E e 5H). S. 
maxillosus possui lamelas secundárias mais longas e com extremidade da lamela secundária 
mais dilatada que em P. scrofa (Figuras 5F e 5H, 7A e 7B).
Tanto em S. maxillosus como em P. scrofa, a superfície das células do epitélio 
branquial é aumentada pela presença de micropregas. Estas ocorrem também nas células 
epiteliais da base da lamela secundária e vão desaparecendo ao longo da mesma (Figuras 
6E, 6G, 6F e 6H).
As células do ápice da lamela secundária possuem superfície lisa em ambas as 
espécies (Figuras 7C e 7D). Já na extremidade apical das lamelas primárias as células do 
epitélio apresentam micropregas em sua superfície. Porções apicais de células especializadas
do tecido podem ser observadas nas figura 7E e 7F. Nesta região observa-se ainda a parte 
apical de células de cloreto conforme está demonstrado nas figuras 7F e 7H.
A região do filamento branquial compreendida entre duas lamelas secundárias é 
denominada região interlamelar. Tanto no dourado como no curimbatá, é constituída por 
células epiteliais cúbicas, formadoras do epitélio estratificado de revestimento do filamento 
branquial. Apresenta células de cloreto que também são observadas na base das lamelas 
respiratórias (Figuras 5C e 5D). Em ambas as espécies a região interlamelar é curta, estando 
as lamelas secundárias muito próximas umas das outras (Figuras 5F e 5H). Células 
secretoras de muco podem lançar o produto de secreção neste espaço conforme registrado 
na figura 8C.
A estrutura do epitélio respiratório está representada nas figuras 5C e 5D. Este 
epitélio é biestratificado em ambas as espécies. As células pilares têm projeções 
citoplasmáticas denominadas flanges. As flanges delimitam os espaços sangüíneos que 
normalmente contém de um a três eritrócitos.
Tanto as lamelas primárias de S. maxillosus como as de P.scrofa são achatadas. As 
lamelas da extremidade do arco branquial podem ter formato mais próximo ao cilíndrico. A 
nível do septo conjuntivo que une as hemibrânquias o epitélio branquial é contínuo e os 
filamentos branquiais se individualizam acima do nível do septo permanecendo livres as 
extremidades (Figuras 6A, 6B, 6C e 6D).
Células de cloreto foram evidenciadas nas brânquias de 5. maxillosus e de P. scrofa 
(Figuras 5C e 5D). Sua ocorrência foi confirmada na região interlamelar e na base das 
lamelas respiratórias através da técnica de Novelli, em microscopia de luz. A microscopia 
eletrônica de varredura da região do filamento branquial próxima à inserção da lamela 
secundária também revelou a presença destas células, cuja parte apical é visível na interface 
das células do epitélio (Figura 8D).
Células secretoras de muco e a natureza da secreção foram evidenciadas através de 
reações histoquímicas (Tabela 1) tanto no epitélio branquial como no epitélio respiratório 
de S. maxillosus e de P scrofa (Figuras 9A e 9B; 10A e 10B; 11A e 11B). Cortes oblíquos 
do ápice das lamelas primárias de dourado e curimbatá revelaram a presença de grande 
quantidade de células secretoras (Figuras 9C; 9D e 11C). A microscopia eletrônica de 
varredura da extremidade apical do filamento branquial de S.maxillosus revelou a presença 
de muco sobre as células do epitélio, encobrindo as micropregas(figura 9E). Em P.scrofa a
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superfície celular está livre de secreção e as microssaliências ficam evidentes, bem como a 
região apical de células epiteliais especializadas (Fig. 9F)
TABELA 1
DETECÇÃO DE CÉLULAS SECRETORAS DE MUCO
REAÇÕES HISTOQLÍMICAS Salminus maxillosus Prochilodus scrofa
Alcian Blue pH 2,5 + + + + +
Alcian Blue pH 0,5 + +
Alcian Yellow .  ? +
P.A.S. + + + + + +
As reações indicam a presença de células secretoras de muco de natureza neutra, 
pois nas duas espécies estudadas a reação ao P.A.S. foi intensa. Tais células em ambas as 
espécies foram encontradas no epitélio branquial, na região interlamelar e nas lamelas 
respiratórias., porém em S. maxillosus a ocorrência nestas últimas foi escassa. No ápice do 
filamento branquial também foi detectada a presença de grande número de células 
secretoras.
Secreção ácida das células foi detectada em ambas as espécies, porém maior 
intensidade da reação ocorreu em P. scrofa, sugerindo maior acidez da secreção nesta 
espécie.
Em S. maxillosus não houve reação das células secretoras de muco ao Alcian 
Yellow indicando a ausência de grupos ácidos carboxilados. Entretanto a reação foi positiva 
em P. scrofa que, portanto, apresenta grupos ácidos carboxilados e também grupos 
sulfatados, conforme indicou a positividade ao Alcian Blue 0,5.
FIGURAS 5A e 5B
Estrutura geral do filamento branquial ( lp ) ou lamela primária, da qual partem as lamelas 
respiratórias ( LS ) ou lamelas secundárias. Tanto em S. maxillosus (fig. 5A) como em P. 
scrofa (fig. 5B) a região interlamelar (R l ) é constituída por células epiteliais cúbicas, 
formadoras do epitélio estratificado de revestimento do filamento branquial. Este espaço 
interlamelar apresenta-se reduzido pela proximidade das lamelas respiratórias que estão 
dispostas alternadamente nos lados opostos do filamento branquial. (H.E. - 200 X)
FIGURAS 5C e 5D:
Em aumento maior (1000 X) observar o epitélio respiratório biestratificado da lamela 
secundária ( LS ) de S. maxillosus (fig. 5 C) e P. scrofa (5D). Na camada externa estão as 
células pavimentosas ( ^ ) e n a  camada interna, as células indiferenciadas ( — ). As células 
pilares ( ■ ■») adjacentes com suas flanges( t> ) delimitam os espaços sanguíneos ( ES ). 
Células de cloreto ( ) são observadas na região interlamelar e na inserção das lamelas
respiratórias no filamento branquial. Estas células têm núcleo posicionado na região basal e 
seu citoplasma é bastante eosinofílico (H.E.).
FIGURA 5E
Microscopia eletrônica de varredura do ápice das lamelas primárias (★ ) de S. maxillosus. 
Note que a extremidade destas lamelas é mais ponteaguda e livre de lamelas secundárias. As 
primeiras lamelas secundárias que se projetam lateralmente apresentam formato triangular 
( — ). Este formato se altera do ápice para a base das lamelas primárias quando vão 
assumindo o formato retangular.
FIGURA 5F
M.E.V. de um filamento branquial de S. maxillosus. Observar a disposição das lamelas 
respiratórias ( ^  ) da região média do filamento branquial. Note a proximidade destas
lamelas e a dilatação do ápice ( — ) das mesmas.
FIGURAS 5G e 5H
Região apical de um filamento branquial de P. scrofa. Observar a extremidade dilatada da 
lamela primária ( ).
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FIGURAS 6A. 6B. 6C. 6D
Cortes transversais dos filamentos branquiais de S. maxillosus (6A e 6C) e de P. scrofa (6B 
e 6D). Note o achatamento destes filamentos. Nas extremidades dos ossos epi e
continuidade tomando-se individualizados acima do nível do septo.
FIGURA 6E
M.E.V. de uma lamela secundária de S. maxillosus, na região próxima à inserção desta no 
filamento branquial. Observar secreção mucosa ( -*•) .
FIGURA 6G
M.E.V. da lamela primária de S. maxillosus, na região de inserção das lamelas secundárias. 
Observar células poligonais do epitélio branquial com microridges ( > ) e a  região apical de 
células secretoras ( — ).
ceratobranquial as lamelas primárias são menos achatadas (fig. 6C). À nível do septo
conjuntivo hemibrânquias os filamentos branquiais apresentam uma
FIGURA 6F e 6H
Lamela secundária de P. scrofa, região próxima à inserção na lamela primária. Observar as 
micropregas ( — ) e a região apicais de células epiteliais especializadas ( -^ 0
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FIGURAS 7A e 7B
Observar lamelas secundárias de S. maxillosus (7A) e P. scrofa (7B). Note que a 
extremidade ( — ) das lamelas nesta primeira espécie é mais dilatada e se dobra com 
facilidade. (H.E. - 400 X)
FIGURAS 7C E 7D
M.E.V. do epitélio respiratório de S. maxillosus (7C) e P. scrofa (7D). Em 7D, note a 
secreção mucosa a superfície lisa ( * ) das células epiteliais.
FIGURAS 7E . 7F. 7G e 7H
Ápice da lamela primária de S. maxillosus (7G e 7E) e P. scrofa (7F e 7H). Observar 
superfície das células com micropregas ( — ) e a região apical de células de cloro ( ^  ) 
bastante evidentes em P scrofa. Em S. maxillosus, regiões apicais de células especializadas 
( *  )

FIGURAS 8A e 8B
Filamentos branquiais de S. maxillosus (8A) e P. scrofa (8B) mostrando a reação positiva 
das células de cloreto ( ^ ) ao Novelli. (1000X).
FIGURA 8C
M.E.V. da região interlamelar de S. maxillosus com região de secreção (
FIGURA 8D
M.E.V. da região da lamela primária de P .scrofa próxima à inserção da lamela secundária. 
Note a presença de regiões apicais de células de cloro ( — ).
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FIGURA 9A
Célula secretora de muco ( — ) no epitélio branquial de S. maxillosus. (Alcian Blue pH 2,5 - 
400X)
FIGURA 9B
A presença de células secretoras ( — ) nas brânquias de P. scrofa é observada tanto no 
epitélio branquial como no epitélio respiratório. (Alcian Blue pH 2,5 - 400X)
FIGURA 9C e 9D
Corte oblíquo do ápice da lamela primária de S. maxillosus (9C) e P. scrofa (9D). Note a 
grande quantidade de células secretoras de muco ( S ). (Alcian Blue pH 2,5 - 400X)
FIGURA 9E e 9F
M.E.V. do ápice do filamento branquial de S. maxillosus (9E) e P. scrofa (9F). Observar a 
porção apical das células secretoras ( ► ) e a liberação do muco ( * ) sobre as células do 
epitélio branquial. Em 9E note a presença de muco sobre as células da lamela primária 
encobrindo as micropregas ( —). Em 9F, superfície celular livre de secreção ( v  ).
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FIGURAS 10A e 10 B
Reação positiva ao Alcian Blue pH 0,5 evidenciando células secretoras de muco ( ► ): 
em S. maxillosus (10A) presente apenas no epitélio branquial e em P. scrofa (10B) 
presente tanto nas lamelas primárias como nas secundárias. (400X)
FIGURAS 10C e 10 D
Reação positiva*ao Alcian Yellow na região apical das lamelas secundárias de P. scrofa 
(10D) e negativa nas de S. maxillosus (10C). (1000X)
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FIGURAS l l A e  11B
Reação positiva das células secretoras de muco ( ► ) ao P.A.S. tanto em S. maxillosus 
(11 A) como em P. scrofa (11B). (200X)
FIGURAS 11C
Corte oblíquo do filamento branquial de S. maxillosus. Observar células secretoras de muco 
( S ) intensamente coradas pelo P. A.S. (400X).
FIGURAS I IP
Corte longitudinal do filamento branquial de P. scrofa revelando a presença de células 
secretoras ( ► ) nas margens da lamela primária (P. A.S. - 200X)
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FIGURA 12: Porção respiratória das brânquias de Salnmms maxillosus exposta após 





O estudo macroscópico da região faríngea dos arcos branquiais de Salminus 
maxillosus permite reconhecer nesta espécie o hábito alimentar de predador. Os rastros 
branquiais nesta espécie são bem espaçados e de consistência rígida. Em P. scrofa o espaço 
interrastros é menor que em S. maxillosus e os rastros branquiais são menos consistentes. 
Tal fato permite o desenvolvimento de hábito alimentar iliófago em P. scrofa. A pequena 
distância entre os rastros se constitui em uma barreira de proteção à região respiratória das 
brânquias, evitando danos a que estão sujeitos os peixes com este tipo de alimentação 
(MUNSHI et al., 1984).
Segundo MAGNUSON e HEITZ, 1971 e SMITH, 1989, a seleção de alimento em 
relação ao tamanho do organismo ingerido está relacionada também com o espaço entre os 
rastros branquiais. O espaçamento entre os rastros revelam a capacidade de ingerir presas 
grandes (GALBRAITH, 1967; ALEXANDER, 1970; CARVALHO, 1980; HESSEN et al., 
1988). Embora as espécies estudadas apresentem as características discutidas acima, os 
estudos de KLEEWER (1970) indicaram não haver correlação entre o espaço absoluto dos 
rastros e o tamanho do alimento. LANGERLAND e NOST (1995) enfatizaram que os 
peixes podem se alimentar dos mesmos tipos de presa a despeito de grandes diferenças no 
espaçamento dos rastros branquiais.
Os rastros branquiais de primeiro arco de S. maxillosus tem forma laminar. Segundo 
GEEVARGHESE (1983), a estrutura e a morfologia dos rastros branquiais anteriores do 
primeiro arco branquial mostram importante relação com o alimento consumido pelos 
peixes. Estes rastros freqüentemente são modificados em relação aos das demais fileiras 
(IWAI, 1963; CARVALHO, 1980; HOURIGAN et al., 1989; MEZA et al., 1993). De 
acordo com MUNSHI (1968), peixes insetívoros e piscívoros possuem rastros modificados 
para controlar a saída da abertura inalante na câmara supra branquial. Rastros em forma de 
folha permitem ao peixe controlara o fluxo laminar através da primeira fenda branquial, 
possibilitando ao peixe continuar respirando durante a lenta ingestão de presas muito 
grandes.
Também o número de rastros branquiais presentes ao longo do arco esquelético é 
um caráter genético estudado e sistemático (BAIEY e SMITH, 1981), mas estudos
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morfométricos seriam necessários para relacionar o número de rastros e seu espaçamento 
com as características do alimento ingerido.
A descrição da região respiratória das brânquias foi feita com base no 22 arco 
branquial já que este tem sido considerado como modelo para brânquias
A disposição alternada das lamelas respiratórias do filamento branquial, em ambas as 
espécies estudadas, pode favorecer o fluxo da água do sentido basal apical. Ao entrar pela 
boca a água percorre a cavidade faríngea e atinge o meio externo depois de banhar as 
lamelas secundárias. Considerando a posição intercalada de lamelas respiratórias de 
filamentos adjacentes, o fluxo da água segue para o ápice destas lamelas que se voltam para 
cima. Segundo GREENWOOD (1975), a constância deste fluxo, em qualquer estágio da 
respiração, toma mais eficiente as trocas gasosas.
As lamelas respiratórias são cobertas pelo epitélio secundário ou respiratório, que 
tanto em S. maxillosus como em P. scrofa é biestratificado. Através deste tecido ocorrem 
as trocas gasosas entra a água e o sangue. Quanto menor for esta barreira mais eficiente são 
as trocas.
À dilatação da superfície apical das lamelas respiratórias pode ocorrer devido a 
dilatação dos espaços sanguíneos desta região de retomo do sangue para os vasos do 
filamento branquial.
Nas duas espécies de peixes estudadas, o epitélio do filamento branquial é 
constituído de células cuja superfície apresenta micropregas. A existência dessas 
microssaliências na lamela primária provavelmente está relacionada à retenção de uma fina 
película de muco sobre o epitélio a fim de protegê-lo de agressões ambientais, tais como 
alterações de pH da água e temperatura (HOOSLER, 1980 e MAFLATT, 1985). Ao longo 
da lamela primária e na região interlamelar foram encontradas células com micropregas 
recobertas por muco, aparentando serem as mesmas de superfície lisa.
A presença das micropregas na base da lamela secundária sugere um aumento da 
superfície respiratória. Em ambas as espécies estudadas, não se observam micropregas nas 
células que recobrem a superfície apical das lamelas secundárias, que se apresentam lisas O 
mesmo foi registrado por NETO (1995) em juvenis de Mugil platanus assim como em 
exemplares adultos de Mugil platanus, Mugil liza e Mugil curema (EIRAS-STOFELLA, 
1994) e Mugil cephalus (HOOSLER et al., 1979 a). Segundo OJHA et al. (1987), a 
presença de micropregas nas lamelas provavelmente aumentariam a distância entre o sangue 
e a água pela presença da camada de muco. Poderia ocorrer ainda a adesão de partículas
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neste muco, dificultando as trocas gasosas. No entanto, micropregas foram observadas nas 
lamelas de Salmo gairdneri (HUGHES, 1979), Fundulus heteroclitus (HOOSLER et al., 
1985), Saccobranchus fóssil is (HUGHES e DATTA-MUNSffl, 1978), Seriola 
qiiinqueradiata (HUGHES e MONDOLFINO, 1983) e Oncorhynchus nerka (FRANKLIN, 
1990).
No epitélio do filamento branquial de S. maxillosus e de P. scrofa foram observadas, 
na interface das células da camada superficial, regiões apicais de células de cloro. Estas 
foram reconhecidas, através de microscopia eletrônica de varredura, devido a existência de 
digitações (SARDET et al., 1979; PISAM, 1981; LAURENT, 1984) na sua porção apical 
membrana. Na microscopia de luz, com o emprego da técnica de Novelli, foi possível 
comprovar a ocorrência das células de cloreto. Estas se coram intensamente com fucsina 
pelo grande número de mitocôndrias que apresentam em seu citoplasma. Tal ocorrência 
concorda com o que se descreve na literatura.
Devido a presença das células de cloreto nas brânquias de S. maxillosus e P. scrofa 
podemos constatar o envolvimento destes órgãos nos processos de osmorregulação. Em 
animais de água doce as células de cloro absorvem íons (KIKUCHI, 1977; LAURENT et 
al., 1985; FRANKLIN, 1990).
A ocorrência de células secretoras de muco é observada tanto nas lamelas primárias 
como nas lamelas secundárias. Grande número destas células é observada no ápice dos 
filamentos branquiais.
Muitas funções, inclusive a de proteção química têm sido descritas para a camada de 
muco que reveste as brânquias (HARRIS e HUNT, 1973). A função protetora é 
particularmente relevante no caso do hidrogênio livre, já que o muco apresenta uma “rede” 
negativa (devido a presença de ácido siálico), atuando comumente como tampão, 
protegendo as superfícies contra atrito e desgaste. Já o muco neutro, mais fluido, mais 
liqüefeito, estaria relacionado à proteção das superfícies epiteliais, formando uma barreira 
protetora contra as injúrias causadas por parasitas (ALLEN, 1981, ZACCONE, 1981; 
ALTMANN, 1990).
As reações histoquímicas realizadas identificaram as categorais de mucossubstâncias 
produzidas pelas células secretoras. A secreção mucosa contém mucopolissacarídeos 
ácidos, evidenciados pelo Alcian Blue pH 2,5, Alcian Blue pH 0,5 e Alcian Yellow. Estes 
grupos ácidos contém mais radicais éster sulfúrico (OSO3H), evidenciados pelo Alcian Blue 
pH 0,5 do que radicais carboxila (COOH) evidenciados pelo Alcian Yellow. Tal fato foi
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observado em ambas as espécies, porém as reações foram sempre mais fortes em P. scrofa 
do que em S. maxillosus
A reação com P.A.S. para detecção de mucossubstàncias neutras foi igualmente 
positiva para as duas espécies, sugerindo que ambas produzem um muco mais fluido, pela 
própria natureza química, que serve de proteção às superfícies epiteliais.
Pela análise histológica e ultraestrural das brânquias de Salminus maxillosus e 
Prochilodus scrofa, fica claro que estes órgãos exercem um importante papel na fisiologia 
dos peixes, estando a sua estrutura diretamente relacionada ao funcionamento. Desta forma 
toma-se importante a análise deste órgão no biomonitoramento ambiental, principalmente a 





O aparato faríngeo de Salminus maxillosus lhe permite exercer hábito alimentar 
predador, sendo capaz de ingerir presas grandes, enquanto que Prochilodus scrofa pode 
exercer hábito alimentar iliófago.
O formato dos filamentos branquiais em ambas as espécies é achatado, exceto nas 
extremidades dos ossos epi e ceratobranquial que possuem filamentos mais cilíndricos.
Os filamentos branquiais de Salminus maxillosus possuem extremidade mais afilada, 
enquanto que o ápice dos filamentos branquiais de Prochilodus scrofa são mais 
dilatados.
Em ambas as espécies a região interlamelar é bastante reduzida estando as lamelas 
respiratórias muito próximas umas das outras.
As lamelas secundárias de Salminus maxillosus são longas e possuem o ápice dilatado, 
enquanto que as de Prochilodus scrofa apresentam-se mais curtas e sem dilatação apical.
Micropregas são evidentes nas células do epitélio do filamento branquial e na base das 
lamelas secundárias tanto de Salminus maxillosus como de Prochilodus scrofa. O ápice 
destas lamelas apresenta células com superfície lisa.
A região apical de células de cloreto são vísíveis na região interlamelar e na base das 
lamelas respiratórias.
Células secretoras de muco foram observadas na região interlamelar das duas espécies, 
porém nas lamelas secundárias foi registrada presença das mesmas apenas em 
Prochilodus scrofa.
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Nas duas espécies, as lamelas primárias apresentam grande número de células secretoras 
de muco, principalmente no ápice da lamela.
Em ambas as espécies, as células secretoras produzem muco de natureza ácida e neutra. 
Quando ao muco ácido, predominam os mucopolissacarídeos sulfatados.
^  Sendo assim, as duas espécies têm proteção contra agentes patogênicos presentes no 
meio, bem como uma camada protetora e tamponada que protege contra o atrito e o 
desgaste. Esta é uma adaptação útil para estes animais na região em que vivem, de águas 
turvas e com partículas em suspensão.
Filamentos branquiais finos, numerosos e achatados, proporcionando grande superfície 
de trocas gasosas, é útil para peixes ativos como o dourado e o curimbatá, que gastam 
muita energia e portanto, necessitam de um suprimento maior de oxigênio.
^  Rastros branquiais curtos, rígidos e espaçados permitem que Salminus maxillosus seja 
eficientemente um predador capaz de ingerir grandes presas, uma vez que estas não 
escaparão através das fendas branquiais. Rastros branquiais alongados, pouco 
consistentes, numerosos e muito próximos, formam uma barreira que impede a passagem 
de partículas alimentares para a cavidade opercular, portanto são características 




TÉCNICAS DE PREPARO DAS SOLUÇÕES UTILIZADAS
1. SOLUÇÃO FISIOLÓGICA
SOLUÇÃO SALINA 0,9%
Fonte: CULLING et al.. 1985
REAGENTE QT1DADE
NaCl 0.9 g
Agua destilada 100 mL
Preparo:
1. Dissolver o NaCl na água destilada
2. SOLUÇÕES FIXADORAS
Fonte: CULLING et ai., 1985
REAGENTE QTIDADE
Solução aquosa saturada de ácido pícrico 75 mL
Formaldeído 25 mL
Acido Acético Glacial 5 mL
Preparo:
1. Misturar os reagentes
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ALFAC
Fonte: modificado a partir de CULLING et al., 1985
REAGENTE QTIDADE
Alcool 80% 85 mL
Formaldeído 10 mL
Acido Acético Glacial 5 mL
Preparo.
1. Misturar os reagentes
GLUTARALDEÍDO A 3% EM TAMPÃO CACODILATO 0,2 M pH 7,2~"|
Fonte: modificado a partir de GLAUERT, 1986 e CULLING et al., 1985
REAGENTE QTIDADE
Glutaraldeído em solução aquosa a 25% 6 mL
Acido cacodilico (PM=160) 1,6 g
Agua destilada q.s.p. 50 mL
Preparo:
1. Misturar os reagentes sob capela, com máscaras e luvas.
2. Conserv ar a solução sob refrigeração e acertar o pH para 7,2 com HC1 ou NaOH.
3, SOLUÇÃO PÓS-FIXADORA
TETRÓXIDO DE ÓSMIO 2% " j
Fonte: modificado a partir de GLAUERT, 1986 e CULLING et al., 1985
REAGENTE QTIDADE
0 s 0 4 2 mL—r—--------- .-----------------------------------------------------------------
Agua destilada q.s.p. 50 mL
Preparo:
1. Dissolver o 0 s 0 4 na água destilada, sob capela, com máscaras e luvas.
2 Manter a solução sob refrigeração e conservá-la em três frascos, sendo o primeiro de dentro para fora o 
portador da solução.
Obs: Para o preparo de 0 s 0 4 a 1%, diluir a solução de 0 s 0 4 a 2% em Tampão cacodilato 0,4 M na 
proporção 1:1
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4. SQLUCÂQ DE ADESÁQ DOS CORTES A LÂMINA
ALBUMINA DE MEYER
Fonte: CULLING et al.. 1985
REAGENTE QTIDADE
Glicerina 1 parte
Clara de ovo 1 parte
Cristais de Timol
Preparo:
1. Agitar a glicerina coma clara de ovo por 30 minutos
2. Filtrar e acrescentar cristais de timol para evitar fungos
3. Conservar sob refrigeração.
4. Para utilizá-la diluída, colocar 8 gotas de Albumina de Meyer concentrada em 20 mL de água destilada
5. SQLUCÂQ TAMPÃO
SOLUÇÃO TAMPÃO CACODILATO 0,2 M
Fonte: GLAUERT, 1986.
REAGENTE QTIDADE
Acido cacodílico (PM=160) 4.8 g
Agua destilada q.s.p. 150 mL
Preparo:
Dissolver o ácido na água destilada até completa dissolução.
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6. CORANTES
]SOLUÇÃO DE ÁCIDO TÂNICO A 1%
Fonte: GLAUERT, 1986.
REAGENTE QTIDADE
Acido Tânico 0.5 g
Agua destilada q.s.p. 50 mL
Preparo
Dissolver o ácido na água destilada até completa dissolução.
1HEMATOXILINA




Alúmen de potássio. Sulfato de Alúmen de Potássio ou Amônio 20.0 g
Oxido de Mercúrio Amarelo (ou vermelho) 0,5 g
Alcool 95% (PA) 10,0 ml
Agua destilada 200 ml
Acido acético glacial
(Para ser adicionado a cada 95 ml de solução na hora do uso.)
5 ml
Preparo:
1. Dissolver a hematoxilina no álcool.
2. Dissolver o alúmen de potássio na água destilada com auxílio do agitador magnético e aquecimento, de 
preferência em um erlenmeyer.
3. Misturar as duas soluções no agitador magnético e deixar entrar em ebulição. Deixar de um dia para 
outro.
4. Colocar para esfriar em água corrente.
5. Filtrar.
6. Adicionar o ácido acético na hora do uso (Pode ser utilizado logo após preparo).
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EOSINA
EOSINA 1% (Solução Estoque)
Fonte: CLARK. 1981
REAGENTE QTDADE
Eosina 1% 1.0 g
Agua destilada 20 ml
Alcool 95 PA 80 ml
Preparo:
Misturar e obter solução homogênea 
EOSINA ÚTIL
REAGENTE QTDADE
Eosina 1% 1 parte
Alcool 80% PA 3 partes
Acido Acético Glacial






Fucsina Acida 1.0 g
Agua destilada 100 ml
Preparo:
1. Dissolver a fucsina ácida em água destilada.
2. Filtrar.
VERDE LUZ 2%
Fonte: BEÇAK E VANRELL, 1970
REAGENTE QTIDADE
Verde Luz 2.0 g
Agua destilada 100 ml
Preparo:




Fonte: modificado a partir de CULLING et al.. 1985
REAGENTE QTIDADE
Alcian Yellow 0.5 g
Agua destilada 97 mL
Acido Acético Glacial 3 mL
Preparo:
1. Dissolver o Alcian Yellow em água destilada.
2. Acrescentar o acido Acético Glacial
ALCIAN BLUE pH 2,5
ALCIAN BLUE pH 2,5
Fonte: CLARK, 1981
REAGENTE QTIDADE
Alcian Blue 1,0 g
Agua destilada 97 mL
Acido Acético Glacial 3 mL
Preparo:
1. Dissolver o Alcian Blue em 90 mL água destilada.
2. Acrescentar o acido Acético Glacial.
3. Verificar o pH e ajustá-lo com HC1 concentrado ou NaOH a 10 N para o valor 2,5.
4. Completar o volume para 100 mL.
ORANGE G
Fonte: CULLING et al., 1985
REAGENTE QTIDADE
Orange G
Acido Fosfotúngstico, solução aquosa a 5% (5 g em 100 mL de água destilada) 100 mL
Preparo:
1. Dissolver o Orange G no Ácido Fosfotúngstico.
2. Deixar repousar durante 24 horas.
3. Utilizar apenas o sobrenadante.
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ALCIAN BLUE pH 0,5
Fonte: CLARK, 1981
REAGENTE QTIDADE
Alcian Blue 1.0 g
Agua destilada 97 mL
Acido Acético Glacial 3 mL
Preparo:
1. Dissolver o Alcian Blue em 90 mL água destilada.
2. Acrescentar o acido Acético Glacial.
3. Verificar o pH e ajustá-lo com HC1 concentrado ou NaOH a 10 N para o valor 0.5.
4. Completar o volume para 100 mL.
PAS ( Periodic Acid-Schiff)
REATIVO DE SCHIFF
Fonte: modificado a partir de CLARK, 1981
REAGENTE QTIDADE
Fucsina básica 1.0 g
HC1 1 N 20 mL
Metabissulfito de Sódio ou Potássio 1.0 g
Carvão ativado * se necessário 0,2 g *
Agua destilada q.s.p. 200 mL
Preparo:
1. Dissolver a Fucsina básica na água destilada fervendo e ferver por mais 5 minutos
2. Abaixar a temperatura para 50°C, filtrar e adicionar o HC1.
3. Deixar esfriar até 25°C e adicionar o metabissulfito.
4. Colocar em frasco escuro e deixar overnight. No dia seguinte, a solução deverá apresentar cor "palha
Caso apresente a cor rósea adicionar o carvão ativado.




Fonte: modificado a partir de CULLING et al., 1985
BIBLIOTECA 05 CIÊNCIAS B!0l ÓOiCAS / UFPfl
PROCEDIMENTOS TEMPO
Fixação em Fluido de Bouin ou ALFAC 24 horas
Lavagens em álcool 70% algumas vezes
Desidratação em álcool 80% 1 hora
Desidratação em álcool 85% 30 minutos
Desidratação em álcool 90% 1 hora
Desidratação em álcool 95% 30 minutos
Desidratação em álcool 100% 1 hora
Desidratação em álcool 100% 30 minutos
Desidratação em álcool 100% 1 hora
Desidratação em álcool + xilol (1:1) 1 hora
Diafanização em xilol (1° banho) 15 minutos
Diafanização em xilol (2° banho) 10 minutos
Em estufa a 56°C, impregnação com paraplast plus ® (1° banho) 1 hora




MICROSCOPIA ELETRÔNICA DE VARREDURA
Fonte: modificado a partir de CULLING et al., 1985
PROCEDIMENTOS TEMPO
Fixação em Glutaraldeído 3% em tampão cacodilato 0,2 M pH 7,2 60 dias
Lavagem com tampão cacodilato 0,2 M pH 7,2 4 x 1  hora
Pós-fixação com tetróxido de ósmio 1% em tampão cacodilato 
0,2 M pH 7,2
1 hora
Lavagem com tampão cacodilato 0,2 M pH 7,2 2 x 10’
Coloração condutiva com ácido tânico 1% 30 ‘
Lavagem com água bidestilada 2 x 5 ’
Impregnação com tetróxido de ósmio 1% em tampão cacodilato 
0,2 M pH 7,2
30’
Lavagem com água bidestilada 3 x 5 ’
Desidratação em álcool 50% 2 x 5 ’
Desidratação em álcool 70% 2 x 5 ’
Desidratação em álcool 90% 2 x 5 ’
Desidratação em álcool 100% 3 x 5 ’
Ponto crítico -
Colagem nos “stubs” -
Metalização com ouro -




PROTOCOLOS DE COLORAÇÃO PARA 
MICROSCOPIA DE LUZ
HEMATOXILINA DE HARRIS E EOSINA
Fonte: C L A R K , 1981
Procedimento Tempo
X ilo l I (3')
x ilo l n ,3 ')
A lcool 100% <3-,
A lcool 90% (3 ’ )
Alcool 70% . 3 ',
Lavar com água filtrada e destilada
Corar com Hem atoxilina de H arris (3 ’ )
Lavar com água filtrada e destilada
Corar com Eosina (30” )
Lavar com água filtrada e destilada
Alcool 95% (3 ')
A lcool 100% I (3 ')
A lcool 100% n ( 3 ’ )
A lcool 100% + xilo l 1:1 (3 ')
X ilo l diafanizador (3 ‘ )
X ilo l montagem (3 ‘ )
montagem com resina Polvmont
NOVELLI
Fonte: modificado a partir de B E Ç A K  E V A N R ELL, 1970
Procedimento Tempo
X ilo l I ( 3 ’ )
x ilo l n (3 ’ )
A lcool 100% (3 ’ )
A lcool 90% ( 3 ’ )
A lcool 70% (3 ')
Lavar com água filtrada e destilada
HC1 IN  a 60° C (na estufa) ( 3 ’ )
Lavar com água filtrada e destilada
Corar com Fucsina Acida (30” )
Lavar com água filtrada e destilada
Contraste com verde luz 2% (3 ’ )
Alcool 95% '
A lcool 100% I ,v .) .
A lcool 100% n (3 ’ )
Alcool 100% + x ilo l 1:1 (3-) .
X ilo l diafanizador (3 ’ )
X ilo l montagem !.3') _
montagem com resina Polvmont
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ALCIAN YELLO W
Fonte: modificado a partir de CU LLIN G  et al., 1985
Procedimento Tempo
X ilo l I
x ilo l n (3 ’ )
Alcool 100% ( 3 ’ )
Alcool 90% ( 3 ’ )
Alcool 70%
Lavar com água filtrada e destilada
Corar com A lcian Y ellow (20’ )
Lavar com água filtrada e destilada
A lcool 95% (?■)
Alcool 100% I
Alcool 100% n ( 3 ’ )
A lcool 100% + x ilo l 1:1 ( 3 ’ )
X ilo l diafanizador (V ,
X ilo l montagem (3 ’ )
montagem com resina Polymont




X ilo l I ( 3 ’ )
x ilo l n ( 3 ’ )
Alcool 100%
Alcool 90% ( 3 ’ )
Alcool 70% (3\)
Lavar com água filtrada e destilada
Acido Acético a 3% ( 3 ’ )
Corar com A lcian Blue pH2,5 (15 a 20’)
Lavar com água filtrada e destilada
Contracorar com Orange G O ' )
Lavar com água filtrada e destilada
A lcool 95% ' * )
Alcool 100% I ( 3 ’ )
Alcool 100% n (3-)
Alcool 100% + x ilo l 1:1 (3 ’ )
X ilo l diafanizador (3 ’ )
X ilo l montagem (3 ’ )
montagem com resma Polymont
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ALCIAN BLUE pH 0 ,5 1
Fonte: C L A R K , 1981
Procedimento Tempo
X ilo l I
X iio i n (3 ’ )
Alcool 100% ( 3 ’ )
Alcool 90%
Alcool 70% <3‘)
Lavar com água filtrada e destilada
Acido clorídrico 1 N v >
Corar com A lcian B lue pH 0,5 (15 a 20’ )
Lavar com água filtrada e destilada
Contracorar com Orange G ;
Lavar com água filtrada e destilada
A lcool 95% V
Alcool 100% I ,3-1
A lcool 100% n (3’)
Alcool 100% + x ilo l 1:1 ,3-,
X ilo l diafanizador (3’)
X ilo l montagem (3‘)
montagem com resina Polymont
P.A.S. ( Periodic Acid-Schiff)
Fonte: C L A R K , 1981
Procedimento
X ilo l I
Tempo
<3') .




Lavar com água filtrada e destilada
Acido Periódico 0,5% <5\)
Lavar com água filtrada e destilada
Enxugar a lâm ina com papel filtro
Corar com Reativo de S chiff (30’)
Lavagem em água sulfurosa (3 banhos) . 3 x 5 ' )
Lavar com água filtrada (Becker) e destilada (pisseti)
Contracorar com Verde Luz (pode ser Orange G )
Lavar com água filtrada (Becker) e destilada (pisseti)
Alcool 95%
Alcool 100% I (3’)
Alcool 100% n ’ :  -
Alcool 100% + x ilo l 1:1 (3’)
X ilo l diafanizador (3’)
X ilo l montagem <,V_L -
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